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RESUMO 

 

A alimentação adequada é um fator essencial no processo de produção de sementes em 

laboratório. O objetivo do presente estudo foi avaliar o efeito da dieta com diferentes 

concentrações de microalgas na fase de assentamento e metamorfose de larvas pedivéliger e de 

pré-sementes da ostra C. gigas em laboratório. Foram testadas dietas com microalgas nas 

concentrações de 8, 12 e 16 x 104 células mL-1, na fase de assentamento larval, sobre a taxa de 

metamorfose, crescimento, rendimento e sobrevivência de larvas pediveliger e pré-sementes 

por 7 dias, com avalição dos parâmetros ao final do estudo. Também avaliou dietas com 

microalgas nas concentrações de 8, 16, 24 e 32 x 104 células mL-1 e um controle sem 

alimentação no crescimento, rendimento e sobrevivência nas fases de cultivo de pré-sementes 

iniciais (early spat) e de pré-sementes desenvolvidas (late spat), por um período de 14 e 21 

dias, respectivamente, com avaliação dos parâmetros a cada 7 dias. A dieta foi composta pelas 

microalgas Isochrysis galbana (30%) e Chaetoceros muelleri (70%). A temperatura, o pH e a 

salinidade da água foram aferidos diariamente após a troca total de água. Na fase de 

metamorfose, os resultados não demonstraram diferenças significativas em relação as dietas 

testadas para a taxa de metamorfose larval e sobrevivência, porém houve diferenças entre os 

tratamentos para o crescimento e rendimento de sementes. Na fase de cultivo de pré-sementes 

iniciais (early spat) e pré-sementes desenvolvidas (late spat) as concentrações testadas não 

apresentaram diferenças entre si para a sobrevivência, no entanto, apresentaram diferenças em 

relação ao crescimento e rendimento dos animais. Os resultados demonstram que a 

concentração de microalgas ofertadas nas dietas, é um fator essencial na produção de sementes 

de C. gigas em laboratório. Concluiu-se que na fase de assentamento e metamorfose larval, 

dietas com microalgas ofertadas nas concentrações de 12 e 16 x 104 células mL-1, proporcionam 

altas taxas de metamorfose larval e rendimento de sementes, e nas fases de cultivo de pré-

sementes dietas com microalgas nas concentrações de 32 e 24 x 104 células mL-1 otimizam o 

tempo de cultivo com altos rendimentos de sementes de C. gigas em laboratório. Considerando 

somente a sobrevivência, constatou-se que não há vantagem no fornecimento de uma dieta com 

concentração de microalgas acima de 8 x 104 células mL-1 em todas as fases de cultivo da ostra 

C. gigas. 

 

Palavras-chave: Aquicultura. Alimentação. Metamorfose. Molusco Bivalves. Rendimento. 

 

 

  



 

 

ABSTRACT 

 

Proper nutrition is an essential factor for oyster seed production in hatcheries. The objective of 

the present study was to evaluate the effect of diet at different concentrations of microalgae on 

the settlement phase and metamorphosis of veliger larvae and spats of C. gigas in laboratory. 

Microalgae diets concentration at 8, 12 and 16 x 104 cells ml-1 were tested at the larval 

settlement phase to evaluate metamorphosis rate, growth, yield and survival of larvae 

pediveliger and pre-seeds after 7 days of cultivation. Settled oysters were fed with microalgae 

at concentrations of 8, 16, 24 and 32 x 104 cells ml-1 along with an unfed treatment to evaluate 

growth, yield and survival rates in the Early Spat (Early Spat) and Developed (Late Spat) 

cultivation phases, for a period of 14 and 21 days, respectively, with evaluation of the 

parameters every 7 days. The diet consisted of Isochrysis galbana (30%) and Chaetoceros 

muelleri (70%). Temperature, pH and salinity of water were measured daily after total water 

exchange. At the metamorphosis phase, the results showed no significant differences in relation 

to diets tested for the larval metamorphosis rate and survival, but there were differences 

between treatments for seed growth and performance. In the Early Spat and Late Spat 

cultivation phase, the tested concentrations showed differences only in the growth and yield of 

oysters. The results show the concentration of microalgae offered in the diets is an essential 

factor in the production of C. gigas seeds in the laboratory. It was concluded at the larval 

settlement and metamorphosis phase, diets at concentrations of 12 and 16 x 104 cells ml-1 

provide high rates of larval metamorphosis and seed yields, and, at the Early Spat and Late Spat 

cultivation phase, diets at concentrations of 32 and 24 x 104 cells ml-1 optimize cultivation time 

with high yields of C. gigas in laboratory. As for survival rate, a minimal concentration of diet 

above 8 x 104 cells ml-1 is capable of maintaining the highest rates at all C. gigas cultivation 

phases. 

 

Keywords: Aquaculture. Feeding. Metamorphosis. Bivalve mollusc. Yield. 
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1  INTRODUÇÃO 

 

1.1 MALACOCULTURA 

A aquicultura continua crescendo consideravelmente mais rápido que outros setores 

da produção alimentícia (FAO, 2022), sendo considerada, na atualidade, como a principal 

alternativa para expandir a oferta global de pescado, tornando-a uma importante fonte de 

produção de alimento cada vez mais necessária devido à demanda e crescimento populacional 

ascendente. Além de garantir a qualidade do produto, a aquicultura mantém algumas questões 

de segurança alimentar e saúde pública que são especialidades desse setor (FAO, 2022). 

Os moluscos bivalves estão entre os grupos de organismos cultivados mais importantes 

do mundo. Em 2020, ocupavam a segunda posição no ranking da produção mundial da 

aquicultura, excluindo o grupo de plantas aquáticas, com 17,7 milhões de toneladas produzidas 

(movimentando USD 29.8 bilhões), representando aproximadamente 14,5% da produção 

mundial da aquicultura (FAO, 2022). As ostras do gênero Crassostrea possuem uma elevada 

importância econômica entre os moluscos bivalves, com uma produção aproximada de 6.060,6 

milhões de toneladas por ano, representando 34,1% da produção mundial de moluscos (FAO, 

2022). 

Ao longo dos anos, o cultivo de moluscos bivalves vem crescendo consideravelmente, 

sendo praticada em várias regiões do litoral brasileiro (ANTONIO et al., 2019). Seu 

desenvolvimento é extremamente importante para as comunidades pesqueiras, uma vez que o 

extrativismo de moluscos bivalves é uma importante atividade econômica em várias 

comunidades costeiras (MONTELES et al., 2009), em especial para subsistência de várias 

famílias ribeirinhas (PEREIRA et al., 2007). O cultivo de moluscos se mostra uma ótima 

alternativa para geração de renda, de baixo custo na sua implantação e manutenção, com um 

retorno financeiro rápido (FERREIRA; MAGALHÃES, 1995; GUO, 2009). 

No Brasil, a produção de moluscos foi cerca de 14.298 toneladas em 2020 (IBGE, 

2021). Das regiões brasileiras, o Sul apresentou a maior produção, com cerca de 14.006 

toneladas produzidas, o Sudeste obteve uma produção de 111,020 toneladas e as regiões Norte 

e Nordeste com uma produção de 131,670 toneladas e 48,980 toneladas, respectivamente 

(IBGE, 2021). Baseando-se nos dados de produção nacional, essa produção é representada 

basicamente pelo cultivo de bivalves, sendo os mais cultivados o mexilhão Perna perna, 

seguido da ostra Crassostrea gigas (Thunberg, 1793), da ostra nativa Crassostrea gasar 

(Adanson, 1757) e da vieira Nodipecten nodosus (Linnaeus, 1758) (IBGE, 2021). 



15 

 

Diante deste cenário, há anos o estado de Santa Catarina lidera a produtividade desse 

setor no Brasil, especificamente no cultivo de mexilhão e ostras (MELO et al., 2010). Em 2020, 

a produção do Estado foi cerca de 13.830,8 toneladas, representando 96,7% da produção de 

bivalves cultivados do país (IBGE, 2021), e posicionando-se entre os principais produtores de 

moluscos da América Latina (FERREIRA; NETO, 2007; JACOMEL; CAMPOS, 2014; 

MANZONI, 2005), ficando atrás apenas do Chile (maior produtor), que apresenta uma 

produção anual acima de 300.000 toneladas (FAO, 2022). 

 

1.2 A OSTRA Crassostrea gigas 

As ostras são moluscos bivalves integrantes da grande família Ostreidae, a qual 

apresenta uma grande variedade de espécies, constituída pelos gêneros Crassostrea, 

Alectryonella, Dendostrea, Lopha, Nicaisolopha, Anomiostrea, Ostrea, Booneostrea, 

Planostrea, Pustulostrea, Saccostrea, Striostrea (GUO et al., 2018). São indivíduos resistentes 

e tolerantes a grandes variações ambientais, permitindo sua proliferação em ecossistemas tanto 

salobros quanto salinos, apresentando uma ampla distribuição geográfica (AMARAL, 2010; 

BOSS, 1982; GUO et al., 2015). 

O gênero Crassostrea (Sacco, 1897) possui um total de 26 espécies (GUO et al., 2018) 

e a maioria possui valor comercial, com papel importante na aquicultura (ABBOTT, 1974; 

BOTTA et al., 2020; FAO, 2022; GARLOCK et al., 2020; GUO, 2009). Os indivíduos do 

gênero Crassostrea tem a capacidade de sobreviver em diferentes ambientes, uma vez que são 

considerados euritérmicos e eurialinos (ANGELL, 1986; QUAYLE, 1980). 

Dentre essas espécies, está a Crassostrea gigas (Thunberg, 1793), conhecida como ostra 

do Pacífico ou japonesa, sendo sua origem o leste asiático, sobretudo na Coréia, China e Japão 

(NIMPIS., 2012; PEREIRA; HENRIQUES; FAGUNDES, 1998). No entanto, por se adaptar 

facilmente a grandes variações ambientais, apresentar rápido crescimento e maior rendimento 

de carne, foi introduzida em vários países da América, Europa, África e Oceania, 

essencialmente para fins da aquicultura, ganhando espaço global e se tornando uma das espécies 

de ostra mais cultivada mundialmente (AKABOSHI; PEREIRA; SINQUE, 1983; BUESTEL 

et al., 2009; FAO, 2022; GRIZE; HÉRA, 1991; MIOSSEC; DEUFF; GOULLETQUER, 2009; 

WIJSMAN et al., 2019). 

No Brasil, a C. gigas foi introduzida entre as décadas de 70, de forma experimental, 

quase que acontecendo ao mesmo tempo em diversos Estados, sem o estabelecimento de um 

programa nacional de desenvolvimento de cultivo de moluscos ou algo semelhante. Esses 

trabalhos tiveram início especificamente no ano de 1974, quando o Instituto de Pesquisa da 
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Marinha de Cabo Frio - RJ, importou ostras da Grã-Bretanha para realização dos cultivos 

experimentais (MANZONI; SCHMITT, 2006; MELO et al., 2010). Em 1975, também foram 

iniciados experimentos para crescimento, com ostras importadas do Japão pelo Instituto de 

Pesquisa da Marinha em Cananéia no estado de São Paulo (AKABOSHI, 1979; AKABOSHI; 

PEREIRA; SINQUE, 1983). No Nordeste os cultivos experimentais foram realizados no ano 

de 1981, através do Instituto de Pesquisa de Biologia da Bahia (MELO et al., 2010; RAMOS, 

1986). Em Santa Catarina os estudos com C. gigas iniciaram no final dos anos 80 

(MARTINELLO, 1992), com sementes trazidas do Rio de Janeiro. 

A introdução da C. gigas para o estabelecimento da aquicultura na América do Sul, 

especificamente na Argentina e no Basil, a atividade foi abandonada rapidamente (MIOSSEC; 

DEUFF; GOULLETQUER, 2009), exceto no Estado de Santa Catarina, em que os resultados 

foram satisfatórios, visto que os indivíduos conseguiram obter um bom desempenho zootécnico 

(POLI, 1993) e foram incentivadores para a reprodução desse bivalve em condições 

laboratoriais no Estado (MANZONI; SCHMITT, 2006). Atualmente, a produção de ostras é 

contínua e dependente, para a espécie C. gigas, exclusivamente de sementes produzidas em 

Laboratório, assim mantendo o estado de Santa Catarina como principal produtor de ostras do 

Brasil (MELO et al., 2010). 

 

1.3 CICLO DE VIDA E REPRODUTIVO DA OSTRA Crassostrea gigas 

Assim como em outros bivalves, o ciclo de vida das ostras compreende a fase 

planctônica (desenvolvimento embrionário e larval) e fase bentônica (juvenis e adultos) 

(BAYNE, 2017). Seu desenvolvimento ocorre a partir da fecundação externa, com liberação 

desses gametas na coluna d’agua (MIOSSEC; DEUFF; GOULLETQUER, 2009). Cada ovo 

sofre clivagem apresentando os seguintes estágios: mórula, blástula, gástrula no período de 6 

horas. Com 12 horas inicia seu desenvolvimento larval e são caracterizadas como larvas 

trocóforas, em que apresentam cílios que utilizam para varredura de alimentos e natação 

desordenada na coluna d’agua. Após 18 ou 24 horas se desenvolvem para larvas “D”, que se 

alimentam no seu primeiro dia desta fase e apresentam uma natação ordenada. Com 14 dias de 

vida, a larva apresenta o velum bem desenvolvido e um leve formato (que começa aparecer 

desde os 7 dias de vida) de concha, sendo denominada de véliger. Aos 17 dias de vida transitam 

para fase de larva olhada ou pediveliger, em que apresentam uma mancha ocelar e desenvolvem 

uma estrutura em formato de “pé”, que servirá na procura de um substrato para assentar e 

posteriormente realizar a metamorfose, este ciclo dura em torno de 21 dias (Figura 1) (BAYNE, 

2017-; FABIOUX, 2004; HELM; BOURNE, 2004; QUAYLE; NEWKIRK, 1989). 
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Figura 1. Ciclo de vida da ostra Crassostrea sp: 1) Clivagem dos ovos; 2) Larva “D”; 3) Larva Véliger; 

4) Larva Pediveliger; 5) Pré-semente ou semente. 

 
Fonte: Simões, 2011. 

 

São indivíduos bastante influenciadas por fatores internos e externos que envolve seu 

desenvolvimento larval, assentamento e metamorfose (CHRISTO et al., 2013). Simulações de 

modelos, baseando-se nas relações entre fatores ambientais e bioquímicos, mostram que a 

temperatura, a salinidade e a qualidade de alimento, em condições desconfortáveis para 

Crassostrea gigas, prolongam o estágio larval, aumentam a vulnerabilidade para predação e, 

consequentemente, reduzem a sobrevivência dessas larvas (POWELL et al., 2002). 

Em laboratório, o desenvolvimento larval de Crassostrea gigas pode levar 

aproximadamente 21 dias quando cultivada em sistema estático (BREESE; MALOUF, 1975) 

ou 13 a 17 dias em sistema de recirculação (RAMOS et al., 2021), encerrando quando a larva 

começa apresentar sinais (mancha ocelar) de “larva-olhada”, as quais estão prontas para o 

assentamento. 

Ostras em geral, não apresentam complexidade quanto ao seu sistema reprodutor, que 

é caracterizado basicamente por folículos que são sobrepostos pelo tecido conjuntivo 

(GOSLING, 2003). Assim como as outras espécies do gênero Crassostrea, a ostra do Pacífico, 

Crassostrea gigas, é uma espécie dióica em sua maioria, com parte da sua população dos 

indivíduos masculinos, quando atingem sua maturação, podem ou não reverter sua 

gametogênese para o sexo feminino, podendo ser considerada também hermafrodita 
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protândrica, onde essas características condicionais de macho ou fêmea dependem de fatores 

como a disponibilidade de alimento no meio, temperatura, entre outros (HÉRAL; DESLOUS-

PAOLI, 1991). A gametogênese dessa espécie, se inicia com temperatura em torno de 8ºC 

(FABIOUX et al., 2005), em salinidades entre 15 e 32, onde dificilmente irão finalizar esse 

processo em variações salinas mais altas e a eliminação de gametas (ou desova) ocorre em 

temperaturas acima de 20°C, podendo também ocorrer eventualmente em temperaturas entre 

15 e 18ºC. A espécie apresenta um nível de fecundidade alto, onde fêmeas entre 8 e 15 cm de 

comprimento, são capazes de produzirem entre 20 a 200 milhões oócitos em apenas um 

processo de eliminação de gametas (MIOSSEC; DEUFF; GOULLETQUER, 2009). 

No Brasil, a desova dessa espécie ocorre especificamente no mês de novembro, final da 

estação primavera, também ocorrendo eliminação de gametas no mês de março, fim do verão, 

provavelmente em função da variação de temperatura (FERREIRA et al., 2011), que nesse 

período varia ente 20 e 27ºC nas áreas de cultivo (FERREIRA et al., 2006). Logo, para obter 

sementes para cultivo no país de forma contínua ao longo do ano, é necessária sua produção em 

laboratório (FERREIRA  et al., 2011). 

 

1.4 OBTENÇÃO DE SEMENTES 

No caso da malacocultura, especificamente no cultivo de bivalves, uma das etapas 

fundamentais é a obtenção de sementes. Estas podem ser obtidas através da extração em 

estoques naturais, ou com captação utilizando coletores artificiais, que servem como substrato 

para o assentamento larval (CASTILHO-WESTPHAL; MAGNANI; OSTRENSKY, 2015; 

FUNO et al., 2019). O êxito na obtenção de sementes, a partir do uso de coletores artificiais, é 

dependente de algumas condições como: o material utilizado, período de recrutamento da 

espécie, conhecimento do ciclo reprodutivo e dos locais de assentamento larval (GASPAR et 

al., 2017). Outra forma de obtenção de sementes é a produção controlada em laboratório 

(hatchery), a partir de métodos de indução a reprodução de reprodutores (FERREIRA, et al., 

2011; HELM; BOURNE, 2004; LEGAT et al., 2020). 

No Brasil, a obtenção de sementes de ostras nativas e mexilhões é em sua maioria de 

forma artesanal, com utilização de coletores em ambiente natural (TURECK, 2010), isso se dá 

provavelmente devido a necessidade de recursos financeiros para implantação de incubatórios. 

Contudo, o método de obtenção de sementes em ambiente natural, no Brasil, não se aplica para 

a ostra Crassostrea gigas, por ser uma espécie exótica, e ainda que ocorra eliminação de 

gametas desses indivíduos em meio natural, não serão obtidas sementes em quantidade 

suficiente para fornecer ao setor de produção (FERREIRA et al., 2011; GOSLING, 2003). 
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Nos últimos anos, mesmo com o crescimento no cultivo moluscos nas regiões Norte e 

Nordeste, o país vem apresentando um decréscimo na produção nacional de sementes desde sua 

maior produção em 2017, com cerca de 67.623 milheiros, em 2018 e 2019 ainda manteve sua 

produção em torno de 45.973 e 46.173 milheiros, respectivamente, em 2020 a produção foi de 

26.486 milheiros de sementes, sendo a menor dos últimos anos (IBGE, 2021). Essa produção 

se refere tanto a sementes obtidas em ambiente natural através de coletores artificiais, como 

também as produzidas em laboratórios. A queda brusca recente na produção, provavelmente se 

deu pelo período pandêmico causado pelo novo corona vírus (SARS-COV-2), que afetou vários 

setores da aquicultura mundial (FAO, 2021). 

 

1.5 PRODUÇÃO DE SEMENTES EM LABORATÓRIO 

Os laboratórios de produção de sementes de moluscos, são fundamentais para o 

desenvolvimento da aquicultura, pois além de diminuir a super exploração dos estoques 

naturais, fornecem juvenis em grande escala e contribuem para o aumento dos níveis de 

produção de bivalves no mundo (REYNAGA-FRANCO et al., 2020). Da mesma forma, por 

possibilitar a produção de diversas espécies, melhorias em relação a resistência a doenças, 

agilidade no crescimento e altos rendimentos, tornam cada vez mais necessário a instalação 

desses incubatórios (DÉGREMONT; GARCIA; ALLEN, 2015). 

Os laboratórios de produção de sementes de moluscos bivalves, são basicamente 

compostos pelos seguintes setores: o de reprodução, que consiste no acondicionamento de 

reprodutores, para indução a desova e fertilização, o setor de produção de microalgas, para 

produzir o alimento desses organismos, a larvicultura e o setor de assentamento e pré-sementes 

(HELM; BOURNE, 2004; REYNAGA-FRANCO et al., 2020). A produção em laboratório é 

uma atividade confiável, que garante o fornecimento de sementes aos produtores em qualquer 

época do ano, permite a criação de espécies exóticas, através do melhoramento genético de 

linhagens e assegura as características da espécie de interesse econômico a ser cultivada, visto 

que é mantida a particularidade de seus reprodutores (HELM; BOURNE, 2004; TURECK, 

2010). 

Porém, cada estabelecimento possui seus próprios procedimentos e protocolos para 

produção de moluscos bivalves (HELM; BOURNE, 2004). Os conhecimentos nas práticas 

dessa atividade em laboratórios, são extremamente importantes para o sucesso de uma 

produção. REYNAGA-FRANCO et al. (2020), relataram a dificuldade em obter informações a 

respeito de protocolos de produção de sementes de ostras em condições laboratoriais (hatchery), 
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pois em sua maioria, quem produz são propriedades privadas que mantém em sigilo seus 

métodos de produção. 

Os laboratórios que atuam com produção de bivalves no Brasil, a maioria atua na 

produção em pequena escala. Atualmente, o Laboratório de Moluscos Marinhos (LMM) da 

Universidade Federal de Santa Catarina, o Laboratório Santa’Ana e o Laboratório Blue Water 

Aquaculture (BWA), são os que produzem regularmente sementes de ostras C. gigas de forma 

comercial no Estado de Santa Catarina. Dos três, o LMM é responsável por fornecer a maior 

parte das sementes para os produtores, em 2021 forneceram cerca de 38.508.000 milhões de 

sementes da ostra Crassostrea gigas (LMM, 2021). 

 

1.6 ASSENTAMENTO E METAMORFOSE 

O assentamento de larvas de moluscos bivalves, é um processo que no meio ambiente 

acontece de forma natural, com influência de fatores físicos, químicos e biológicos, sendo 

possível ser realizado em laboratório com a utilização de indutores naturais e artificiais como 

hormônios e neurotransmissores (ABARCA et al., 1994; RODRIGUEZ; OJEDA; 

INESTROSA, 1993) ou com a utilização de substratos para sua fixação, como por exemplo, o 

pó-de-concha para formar indivíduos simples (single oysters) (SILVEIRA et al., 2011) ou 

conchas para formar aglomerados de ostras (cluster) (GASPAR et al., 2017). O assentamento 

é a fase de transição, em que o indivíduo deixa de ter uma vida planctônica, assumindo uma 

forma de vida bentônica (GOSLING, 2003; RODRIGUEZ; OJEDA; INESTROSA, 1993). 

Esse processo se inicia na fase pediveliger, com o surgimento de uma pigmentação 

fotossensível denominada de mancha ocelar (larva olhada) e formação de um pé extensível, 

estrutura que será utilizada na busca de um substrato para se assentar (primeira fase do 

assentamento) e sofrer metamorfose (segunda fase do assentamento) (HELM; BOURNE, 

2004). Uma das características estruturais que os bivalves apresentam nesta fase é o 

desenvolvimento das brânquias, responsáveis pela respiração e captura do alimento (BARNES, 

1977). Nessa etapa, quando a larva para de nadar e busca um substrato para se assentar, ela 

reduz seu esforço alimentar (BAKER; MANN, 1994). Os indivíduos sésseis da família 

Ostreidae, são bem específicos em relação aos substratos, com capacidade de se assentarem em 

diversos materiais e ainda adiar a metamorfose até encontrar o local apropriado 

(ALBUQUERQUE, 2010). Logo a ausência de um local viável e o adiamento do assentamento 

pode causar consequências negativas nos eventos pós-metamórficos (RODRIGUEZ; OJEDA; 

INESTROSA, 1993). 
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Beiras e Widdows (1995), afirmam que o assentamento de larvas de ostras 

competentes, é uma resposta comportamental irreversível, no qual o assentamento inclui a 

extensão de um “pé”, submersão ao substrato e encerrando esse processo com a cimentação no 

substrato. Os autores consideram a metamorfose como um processo morfogênico irreversível, 

que se baseia na perda do órgão de alimentação das larvas (o velum), formação de brânquias e 

desenvolvimento de conchas (prodisoconha I e II) (Figura 2). 

 

Figura 2. A) Larva olhada (mancha ocelar) ou pediveliger (presença do pé); B) larva assentada (perda do velum) 

e metamorfoseada (semente). 

 

Fonte: Produção do autor, 2022. 

 

1.7 ASSENTAMENTO E METAMORFOSE EM LABORATÓRIO 

Na produção de ostras individuais, a indução a metamorfose pode ser realizada 

utilizando pó-de-concha (BAKER; MANN, 1998; SILVEIRA et al., 2011), ou compostos 

neuroativos (BEIRAS; WIDDOWS, 1995; COON; FITT; BONAR, 1990; SILVEIRA et al., 

2011). Existem inúmeros compostos neuroativos, como por exemplo, a dopamina (BEIRAS; 

WIDDOWS, 1995), l-dihidroxifenilanina (BONAR et al., 1990; FANG; LIN; FANG, 2001; 

GAO; LIU, 2006; TEH; ZULFIGAR; TAN, 2012), serotonina (BONAR et al., 1990; FANG; 

LIN; FANG, 2001; GAO; LIU, 2006), epinefrina (BEIRAS; WIDDOWS, 1995; BONAR et al., 

1990; COON; FITT; BONAR, 1990; GAO; LIU, 2006; SILVEIRA et al., 2011; TEH; 

ZULFIGAR; TAN, 2012), noradrenalina (BEIRAS; WIDDOWS, 1995) e ácido γ-

aminobutírico – GABA (BEIRAS; WIDDOWS, 1995; BONAR et al., 1990; GAO; LIU, 2006), 

além de íons de potássio (BEIRAS; WIDDOWS, 1995; RODRIGUEZ; OJEDA; INESTROSA, 

1993), que são utilizados como estimulantes no assentamento de ostras e outros moluscos. 

Dependendo da espécie, as larvas apresentam diferentes níveis de aceitação e 

peculiaridade em relação aos indutores no assentamento (MORSE, 1990). Para C. gigas, a 

epinefrina tem mostrado ser eficaz na indução ao assentamento em laboratório (BEIRAS; 

WIDDOWS, 1995; COON; FITT; BONAR, 1990). Beiras e Widdows (1995), estudando a 

capacidade dos neurotransmissores em diferentes concentrações e tempo de exposição no 
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assentamento de larvas de C. gigas, relatam a epinefrina como um indutor eficaz, na medida 

em que obtiveram 80% de indivíduos metamorfoseados em tempo rápido e sob baixas 

concentrações. 

A fase de assentamento e metamorfose de larvas de ostras em laboratório é de extrema 

importância na produção de sementes, pois é um momento crítico que está relacionado a 

grandes taxas de mortalidade (HELM; BOURNE, 2004). Alguns fatores que podem interferir 

na fase de assentamento e metamorfose são possíveis de serem monitorados em condições 

laboratoriais, como: presença de biofilme (RODRIGUEZ; OJEDA; INESTROSA, 1993), 

alimento (RICO-VILLA et al., 2006), substrato (HIDU; HASKIN, 1971; QUAYLE; 

NEWKIRK, 1989), luminosidade (HIDU; HASKIN, 1971; QUAYLE; NEWKIRK, 1989), 

temperatura e salinidade (AREIAS, 2012; HIDU; HASKIN, 1971; QUAYLE; NEWKIRK, 

1989). 

Em laboratório, após a fase de metamorfose, as ostras, também chamadas de pré-

sementes, inicia a fase de manutenção das sementes, sendo em geral inicialmente mantidas em 

sistema downweller e em seguida em sistemas upweller ou garrafas fluidizadas. No sistema 

downweller e upweller as sementes são mantidas em estruturas com malha inferior para 

retenção das sementes, sendo o fluxo de água descendente e ascendente respectivamente, como 

pode ser visto na descrição de Helm e Bourne (2004). Nos sistemas de downweller e upweller 

a circulação de água pode ser por airlift, que consiste na injeção de ar comprimido na água 

através de mangueiras de silicone na tubulação vertical de PVC, causando assim a elevação 

considerável da mesma, de forma que essa água irá percorrer por todo o sistema. 

Destes sistemas, o mais comumente utilizado em laboratório de produção de moluscos 

bivalves, é o sistema upweller, pois é o sistema que se obtêm um rápido crescimento das pré-

sementes e baixa taxa de mortalidade (WALLACE; WATERS; RIKARD, 2008). Outro sistema 

de produção de sementes, que vem crescendo e sendo bastante utilizado ultimamente nos 

processos de produção, é o sistema de leito fluidizado (garrafas fluidizadas) (MOURA; GAMA; 

CARDIM, 2011). Neste sistema de produção, as sementes ficam em suspensão constante, em 

altas densidades com alimentação controlada (CHIERIGHINI, 2016). 

 

1.8 EFEITO DA ALIMENTAÇÃO NO ASSENTAMENTO 

A alimentação é um fator importante na fase de assentamento e metamorfose. Alguns 

autores sugerem uma alteração da capacidade alimentar dos moluscos na fase de assentamento 

e metamorfose, entretanto essa capacidade alimentar ainda não está totalmente elucidada. 
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Bayne (1965) e Waller (1981), após avaliarem morfologicamente larvas de bivalves e 

indivíduos metamorfoseados, chegaram à conclusão de que essas larvas não são capazes de se 

alimentar durante o assentamento,. Nessa perspectiva, especula-se que durante o tempo de troca 

do velum e desenvolvimento de brânquias (que irão desenvolver sulcos alimentares), a 

alimentação desses indivíduos pode não ocorrer por vários dias (ELSTON, 1980; HICKMAN; 

GRUFFYDD, 1971; RODRIGUEZ et al., 1990; SASTRY, 1962). Moran e Manahan (2004), 

observaram que as larvas de C. gigas se alimentam nesse período, mas podem resistir por vários 

dias na ausência de alimento, sobrevivendo através da utilização de reservas de energia 

endógenas; o mecanismo envolvido, entretanto, ainda é desconhecido. 

Por outro lado, diversos trabalhos indicam que moluscos bivalves apresentam 

capacidade alimentar durante e pós-assentamento, mesmo sem o desenvolvimento branquial, 

através de cílios do pé ou estrutura tipo sonda, captando partículas de alimento por varredura e 

levando até a cavidade do manto (BAKER; MANN, 1994; BAYNE, 1971; CADDY, 1969; 

REID et al., 1992). Baker e Man (1994), relatam que a ostra tem capacidade de se alimentar em 

todas as etapas de assentamento e metamorfose, portanto outros fatores, como a disponibilidade 

de oxigênio no meio, podem modular a frequência alimentar, e por consequência, as taxas de 

sobrevivência e rendimento desses organismos. 

Uma alta taxa de sobrevivência de sementes em laboratório está diretamente 

relacionada à nutrição apropriada (MARTÍNEZ-FERNÁNDEZ; ACOSTA-SALMÓN; 

RANGEL-DÁVALOS, 2004). Dependendo da combinação de microalgas e sua concentração 

utilizada na dieta, podem garantir o sucesso na taxa de indivíduos assentados e 

metamorfoseados (RICO-VILLA et al., 2006; ROBINSON, 1992). Porém, quando o alimento 

não é suficiente, as ostras podem até regredir quanto a sua condição energética (VÉLEZ; 

EPIFANIO, 1981). 

 

1.9 DIETAS NA ALIMENTAÇÃO DE SEMENTES EM LABORATÓRIO 

As microalgas possuem um valor nutricional substancial para todas as fases de vida 

dos bivalves, fornecendo energia e nutrientes necessários para seu desenvolvimento (LAING, 

1991; SOUTHGATE, 2008). Segundo Laing (1989), as microalgas utilizadas na alimentação 

de moluscos bivalves, necessitam ter estrutura e tamanho celular adequados, para que sejam 

facilmente capturadas pelas brânquias na filtragem alimentar, composição bioquímica que supri 

todas as exigências nutricionais do animal, fácil digestibilidade, baixo teor de toxicidade e que 

apresentem ótimas respostas de crescimento em seu cultivo. 
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Há uma grande variedade de espécies de microalgas marinhas (DERNER et al., 2006), 

porém poucas espécies são utilizadas como alimento na produção de moluscos em laboratório, 

como as diatomáceas do gênero Chaetoceros e as flageladas do gênero Isochrysis. 

As espécies do gênero Isochrysis sp. são microalgas flageladas unicelulares, de 

ecossistema marinho, pertencentes a Classe Prymnesiophyceae, Ordem Isochrysidales e 

Família Isocrysidaceae (PARKE, 1949). As espécies do gênero Chaetoceros sp. são 

diatomáceas unicelulares, habitam em águas marinhas, e são integrantes da Classe 

Bacillariophyceae, Ordem Centrales e Família Chaetoceraceae (EHRENBERG, 1844). Ambas 

se complementam nutricionalmente e são comumente utilizadas para fins da aquicultura, como 

fonte de alimento na produção de moluscos em laboratório, visto que são ricas em ácidos graxos 

poliinsaturados (ácido eicosapentaenóico – EPA e ácido docosahexaenóico – DHA) (DERNER 

et al., 2006; LOURENÇO, 2006). 

Os ácidos graxos eicosapentaenóico (EPA - 20:5 n-3) e docosahexaenóico (DHA - 

22:6 n-3), são extremamente importantes no desenvolvimento de ostras, uma vez que há uma 

exigência por parte desses organismos, a presença de PUFAs em sua alimentação (TRIDER; 

CASTELL, 1980). Sühnel et al. (2012), salientam a importância dos ácidos graxos EPA e DHA 

na alimentação de reprodutores da vieira Nodipecten nodosus, onde a dieta suplementada com 

EPA, proporcionou maior taxa de sobrevivência das larvas e pré-sementes. 

Na elaboração de dietas para bivalves, além de atentar para qualidade e composição 

bioquímica, deve-se, também, considerar o tamanho celular, pois algumas espécies possuem 

tamanhos que dificultam a ingestão e digestão pelos organismos (KNAUER; SOUTHGATE, 

1999). Nos moluscos bivalves, determinada espécie de microalgas (com tamanho adequado) 

pode ser ingerida, porém, não irá ocorrer necessariamente a digestão da mesma (MARTÍNEZ-

FERNÁNDEZ; ACOSTA-SALMÓN; RANGEL-DÁVALOS, 2004). 

Dessa forma, dietas mistas de microalgas, apresentam melhores benefícios na 

produção de bivalves, quando comparadas com dietas monoalgais, pois, a combinação de 

espécies de diatomáceas e flagelados, de tamanho adequado e que se complementam 

nutricionalmente, irão melhorar a sobrevivência e crescimento de larvas e sementes (HELM; 

BOURNE, 2004). 

Em estudos utilizando dietas monoespecífica e biespecífica, Lagreze et al. (2015), 

mostraram que quanto maior a disponibilidade e variedade de espécies de microalgas na 

alimentação de larvas do moluscos de areia Anomalocardia brasiliana, as exigências 

nutricionais serão melhor atendidas. Logo, a quantidade ou concentração em que essas 
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microalgas são ofertadas variam, pois cada laboratório possui seu próprio protocolo de 

alimentação em cada fase da produção de bivalves (COUTTEAU; SORGELOOS, 1992). 

Mediante o exposto, o presente estudo tem como objetivos entender o efeito da dieta no 

assentamento e metamorfose de larvas e no crescimento de pré-sementes da C. gigas. Assim, a 

partir desses conhecimentos gerados, pretende-se contribuir com o aprimoramento das técnicas 

de produção de sementes de C. gigas em condições de laboratório. 

 

1.10 OBJETIVOS 

1.10.1 Objetivo Geral 

Avaliar o efeito da concentração de microalgas na sobrevivência, crescimento e 

rendimento de ostras do Pacífico Crassostrea gigas, durante o assentamento e metamorfose 

larval e na fase de juvenis. 

 

1.10.2 Objetivos Específicos 

a) Determinar a taxa de metamorfose larval de ostras sob três concentrações de 

microalgas; 

b) Avaliar a sobrevivência, o crescimento e rendimento de larvas pediveliger sob 

três concentrações de microalgas, e de pré-sementes de ostras submetidas a dietas 

em cinco concentrações de microalgas. 
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Efeito da dieta no assentamento de larvas e no crescimento e sobrevivência de sementes 
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2.1 INTRODUÇÃO 

A ostra do Pacífico, Crassostrea gigas (Thunberg 1793), foi introduzida em diversos 

países, especificamente para o desenvolvimento da aquicultura, por ser uma espécie de fácil 

adaptação a diferentes ambientes costeiros e de ótimo desempenho zootécnico (MIOSSEC; 

DEUFF; GOULLETQUER, 2009). Atualmente, é uma das espécies de ostras com importância 

significativa na produção mundial de moluscos bivalves (BOTTA et al., 2020; FAO, 2022; 

GARLOCK et al., 2020). Em 2020, representou 3,4% da produção mundial de moluscos, com 

uma produção de 610,3 mil toneladas (FAO, 2022). 

No Brasil, o estado de Santa Catarina é o maior produtor de ostras. Em 2020 estimou-

se que o Estado produziu aproximadamente 2.165,1 toneladas, sendo 98,3% desse montante 

representado pela produção da ostra C. gigas (EPAGRI, 2022), proveniente de sementes 

(formas jovens) oriundas da produção em laboratório. Dentre as etapas de produção de 

moluscos bivalves em condições laboratoriais, a fase de assentamento e metamorfose são de 

extrema importância, por tratarem de fases em que ocorrem uma alta taxa de mortalidade larval 

(HELM; BOURNE, 2004). 

A alimentação é um fator primordial no momento do assentamento e metamorfose de 

moluscos bivalves (RICO-VILLA et al., 2006). Segundo Rico-Villa et. al. (2009), há três fases 

na capacidade de ingestão de alimento desses indivíduos durante o processo larval a 

metamorfose, sendo elas: mixotrófico com baixa e constante ingestão (de larva D-véliger até 

umbonada de 110 µm), exotrófico com crescimento significativo da ingestão (de larva 

umbonada a olhada de 300 µm) e metamorfose com redução da ingestão (larvas acima de 300 

µm). 

As microalgas são a principal fonte nutricional dos moluscos bivalves (CHENG et al., 

2020), sendo substanciais no fornecimento de ácidos graxos poliinssaturados (PUFAs), 

principalmente o eicosapentaenóico (EPA - 20:5 n-3) e docosahexaenóico (DHA - 22:6 n-3), 

para o desenvolvimento e bem estar desses organismos (GAO et al., 2016; HOLDEN; 

PATTERSON, 1991; SÜHNEL et al., 2012). Por possuírem níveis de EPA e DHA diferentes, 

a oferta de dietas com mais de duas espécies de microalgas é mais benéfica para o crescimento 
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de bivalves (CHENG et al., 2020; HELM; BOURNE, 2004). Sabe-se também, que na produção 

de moluscos em laboratório, é necessário atenção no fornecimento de dietas com microalgas, 

pois sua qualidade, quantidade, concentração, tamanho celular, composição bioquímica, 

composição de aminoácidos e composição de vitaminas, são de extrema importância, visto que 

a ingestão e digestão das mesmas influenciará no crescimento e rendimento de sementes 

(MARTÍNEZ-FERNÁNDEZ; ACOSTA-SALMÓN; SOUTHGATE, 2006; RICO-VILLA et 

al., 2006). Dentre as microalgas, as espécies Isochrysis galbana e Chaetoceros muelleri, estão 

entre as mais utilizadas na alimentação de bivalves (ENRIGHT et al., 1986; LAING; 

MILLICAN, 1986; O’CONNOR; NELL; DIEMAR, 1992), devido a seus altos valores 

nutricionais (NAPOLITANO; ACKMAN; RATNAYAKE, 1990), que se mostram eficientes 

no desempenho zootécnico de moluscos bivalves (GALLEY et al., 2010; NOBLE; 

BENKENDORFF; HARRIS, 2015). 

Em função da importância nutricional das microalgas nas dietas de moluscos bivalves, 

frequentemente estudos vem sendo realizados avaliando a influência destas, na sobrevivência e 

desenvolvimento larval de C. gigas em laboratório (BROWN; ROBERT, 2002; PONIS et al., 

2008; THOMPSON; HARRISON, 1992), tendo em vista que é fundamental manter o bem-

estar dos indivíduos para obtenção de altos rendimentos na produção. Porém, estudos avaliando 

a concentração de microalgas na fase de assentamento, metamorfose, bem como na fase de pré-

sementes e sementes (juvenis) de C. gigas são escassos na literatura (RICO-VILLA et al., 2006; 

RICO-VILLA; POUVREAU; ROBERT, 2009). 

Além de outros fatores, a concentração de microalgas que compõem as dietas ofertadas 

na produção de bivalves, influencia diretamente no crescimento desses organismos 

(VELASCO; BARROS, 2008). Dessa forma, a utilização da concentração ideal, garante o 

sucesso da produção em condições laboratoriais, entretanto, sem esse conhecimento, ao 

administra-las de forma incorreta, pode-se interferir negativamente nas taxas de sobrevivência 

e crescimento dos animais (DOROUDI; SOUTHGATE, 2000). 

Neste contexto, é necessária uma maior compressão sobre o efeito da dieta, na taxa de 

metamorfose, crescimento, sobrevivência e rendimento na fase de assentamento e metamorfose 

larval e na fase de pré-sementes e sementes (juvenis) da ostra C. gigas. Portanto, o presente 

estudo objetivou avaliar o efeito da dieta com diferentes concentrações de microalgas sobre a 

taxa de metamorfose, crescimento, rendimento e sobrevivência na fase de assentamento e 

metamorfose larval e de pré-sementes da ostra C. gigas em laboratório. 
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2.2 MATERIAL E MÉTODOS 

Neste estudo, avaliou-se o efeito de dietas nas concentrações de 8 (C8), 12 (C12) e 16 

(C16) x 104 células mL-1, na fase de assentamento e metamorfose larval, sobre a taxa de 

metamorfose, crescimento, rendimento e sobrevivência de larvas pediveliger e pré-sementes 

por 7 dias. Para indução à metamorfose, as larvas passaram por três banhos em epinefrina a 

cada 48 horas (solução 0,33 g L-1 de água destilada, diluída na proporção 1:9 em água marinha 

filtrada; Silveira et al. (2011)). Também avaliou-se o efeito de dietas nas concentrações de 8 

(C8), 16 (C16), 24 (C24) e 32 (C32) x 104 células mL-1 e um controle sem alimentação (SA) no 

crescimento, rendimento e sobrevivência de pré-sementes iniciais (early spat) com altura de 

concha média inicial de 0,657 ± 0,05 mm (retidas na peneira de malha diagonal de 510 µm, 

Figura 3) durante 14 dias e de pré-sementes desenvolvidas (late spat) com altura de concha 

média inicial de 0,830 ± 0,12 mm (retidas na peneira de malha diagonal de 700 µm, Figura 3) 

por um período de 21 dias (Figura 4). Para a realização do estudo em cada fase de cultivo, os 

indivíduos foram oriundos de lotes diferentes da produção de sementes de C. gigas do 

Laboratório de Moluscos Marinhos da Universidade Federal de Santa Catarina (LMM/UFSC). 

 

Figura 3. Esquema das medias das malhas utilizadas no peneiramento das 

larvas e pré-sementes. As medidas foram determinadas a partir de razões 

trigonométricas (diagonal, lado 1 e lado 2) com auxílio de um microscópio 

(ZEIS - AXIOLAB 5) e de uma lupa (Dino Lite - AM-423x). A diagonal foi 

a medida utilizada para determinar a abertura da malha usada nas peneiras. 

 

Fonte: Produção do autor, 2022. 

 

A dieta foi composta pelas microalgas Isochrysis galbana e Chaetoceros muelleri, nas 

proporções de 30% e 70%, respectivamente. As microalgas foram produzidas em sistema de 

cultivo semi-contínuo em bolsas de 100 L, utilizando meio de cultura Conway (1 mL L-1). Os 

experimentos foram realizados em delineamento inteiramente ao acaso, com três tratamentos 

(C8, C12 e C16) e cinco repetições no estudo com larvas, e cinco tratamentos (C8, C16, C24, 

C32 e SA) com cinco repetições nos estudos com pré-sementes. 

y 

z 

x 
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Figura 4. Estudos avaliando as dietas em diferentes fases de cultivo da ostra C. gigas. 

 

 

 

As unidades experimentais (EUs), confeccionadas com tubo de PVC, possuíam 

diâmetro de 250 mm, altura de 240 mm e área (fundo) de 0,20 m2, com fundo revestido com 

tela de malha de abertura na diagonal de 180 µm. As EUs foram acondicionadas dentro de um 

balde plástico de 20 L para formar um sistema de downwelling. 

Na fase de assentamento e metamorfose larval, cada UE foi povoada com 

aproximadamente 66.000 larvas pediveliger (1,48g). Na fase de cultivo de pré-sementes inicias 

(early spat) com altura de concha média inicial de 0,657 ± 0,05 mm (pré-sementes retidas na 

peneira de malha diagonal de 510 µm), cada UE foi povoada com aproximadamente 34.260 

pré-sementes (3,6 mL) e na fase de cultivo de pré-sementes desenvolvidas (late spat) com altura 

de concha média inicial de 0,830 ± 0,12 mm (pré-sementes retidas na peneira de malha diagonal 

de 700 µm), as UEs foram povoadas com aproximadamente 32.064 pré-sementes (4,8 mL). 

O manejo diário das UEs consistiu na troca total de água, limpeza dos baldes com 

solução de limão Tahiti (Citrus aurantifolia; Carvalho et al., 2013) e na remoção dos 

sedimentos e possíveis incrustantes das UEs, larvas e sementes através de jatos de água salgada 

de baixa pressão. As dietas de microalgas vivas (MV) foram ofertadas uma vez ao dia (pela 

manhã), após o manejo diário. A temperatura (ºC), o pH e a salinidade da água foram aferidos 

diariamente após a troca de água, com o uso de um pHmetro (pHmetro - AT355, Alfakit) e de 

um refratômetro (RHS-10ATC), respectivamente. 

Os peneiramentos semanais das larvas e pré-sementes foram realizados utilizando 

peneiras com abertura de malha diagonal de 370, 510, 700, 970, 1560 e 2000 µm, de acordo 

com a fase de cultivo e o tamanho das pré-sementes (Tabela 1). 

 

 

 

 

 

Fase de metamorfose Pré-sementes (early spat) Pré-sementes (late spat)

 7 dias de cultivo; 

 Avaliações ao final do estudo. 

 14 dias de cultivo; 

 Animais com altura média 

inicial de 0,657 ± 0,05 mm; 

 Pré-semente retida na peneira 

de malha diagonal de 506 µm; 

 Avaliações a cada 7 dias. 

 

 

 

 

/ 

 21 dias de cultivo; 

 Animais com altura média inicial 

de 0,830 ± 0,12 mm; 

 Pré-semente retida na peneira de 

malha diagonal 703 µm; 

 Avaliações a cada 7 dias. 
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Tabela 1. Dias de cultivo até o peneiramento, abertura diagonal (µm) das malhas utilizadas no peneiramento 

das larvas/pré-sementes e abertura de malhas para rendimento de pré-sementes em cada fase de cultivo. 

Fase de cultivo 

Dias de 

cultivo até o 

peneiramento 

Malha diagonal das 

peneiras utilizadas 

para peneiramento das 

larvas/sementes (µm) 

Rendimento 

Assentamento e 

Metamorfose 
7 370 e 510 

Nº de pré-sementes 

retinas na malha de 

510 µm 

Pré-sementes 

iniciais (early 

spat) com altura 

média inicial de 

0,657 ± 0,05 mm) 

7 510, 700, 970 e 1560 
Nº de pré-sementes 

retinas na malha de 

970 µm 14 510, 700, 970 e 1560 

Pré-sementes 

desenvolvidas 

(late spat) com 

altura média 

inicial de 0,830 ± 

0,12 mm) 

7 1560 e 2000 

Nº de sementes 

retidas na malha de 

2000 µm 

14 1560 e 2000 

21 703, 966, 1562 e 1996 

 

Na fase de assentamento e metamorfose, a avaliação do efeito das dietas (C8, C12 e 

C16) sobre a taxa de metamorfose, crescimento, rendimento e sobrevivência de larvas 

pediveliger e sementes foram realizados aos 7 dias de cultivo. Na avaliação das dietas (C8, C12, 

C16, C32 e SA) em pré-sementes iniciais (early spat) com altura de concha média inicial de 

0,657 ± 0,05 mm (pré-sementes retidas na peneira de malha diagonal de 510 µm), calculou-se, 

aos 7 e 14 dias de cultivo, o crescimento médio, o rendimento e a sobrevivência média, e na 

fase de cultivo em pré-sementes desenvolvidas (late spat) com altura de concha média inicial 

de 0,830 ± 0,12 mm (pré-sementes retidas na peneira de malha diagonal de 700 µm), os 

parâmetros de avaliação foram realizados aos 7, 14 e 21 dias de cultivo. 

A taxa de metamorfose foi avaliada pelo número de sementes vivas retidas nas 

peneiras de 370 e 510 μm em relação ao número de larvas povoadas em cada UE. Para avaliação 

do crescimento, na fase de assentamento e metamorfose foi realizada a biometria de 450 

indivíduos (150 exemplares por tratamento). E nas fases de cultivo de pré-sementes iniciais 

(early spat) e desenvolvidas (late spat) realizou-se a biometria de 1.786 e 2.280 pré-sementes, 

respectivamente, coletadas proporcionalmente nas peneiras de diferentes malhas utilizadas nos 

peneiramentos semanais. A altura e comprimento médio da concha (segundo Galtsoff, 1964) 

foram mensurados através do software de análise de imagem ZEN blue 3.2 e Dino capture 2.0. 

Na fase de assentamento e metamorfose larval o rendimento foi calculado pelo total 

de pré-sementes retidas na peneira de 510 µm em relação número de larvas povoadas em cada 
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UE. Em pré-sementes iniciais (early spat) com altura de concha média inicial de 0,657 ± 0,05 

mm (pré-sementes retidas na peneira de malha diagonal de 510 µm), o rendimento foi calculado 

pelo total de pré-sementes retidas na peneira de malha diagonal de 970 µm em relação número 

de larvas povoadas em cada UE, e na fase de cultivo em pré-sementes desenvolvidas (late spat) 

com altura de concha média inicial de 0,830 ± 0,12 mm (pré-sementes retidas na peneira de 

malha diagonal de 700 µm), calculou-se o rendimento pelo total de sementes retidas na peneira 

de malha diagonal de 2000 µm em relação número de larvas povoadas em cada UE. 

Para calcular a sobrevivência (número médio de pré-sementes/sementes vivas no 

momento da avaliação – número de larvas/pré-sementes povoadas na UE) nas fases de cultivo, 

foram retiradas três amostras de sementes de volume seco de 200 μL de cada UE, onde foram 

quantificadas as pré-sementes/sementes vivas e calculada a média. Em todo o estudo foram 

quantificados cerca de 305.027 indivíduos de C. gigas. A contagem foi realizada em câmara de 

sedgewick rafter com auxílio de um microscópio óptico (ZEIS - AXIOLAB 5). 

 

2.2.1 Análise estatística 

Aplicou-se a análise de variância (ANOVA), para os dados de metamorfose, 

crescimento, rendimento e sobrevivência, posteriormente a normalidade e homoscedasticidade 

de variância dos erros foram analisados pelos testes de Shapiro-Wilk e Bartlett, 

respectivamente. 

Quando as pressuposições para ANOVA foram atendidas e verificou-se diferenças 

significativas entre as dietas testadas, aplicou-se o teste paramétrico de Tukey para separação 

das médias. Enquanto as pressuposições de normalidade e homoscedasticidade de variância dos 

erros foram rejeitadas, os dados foram analisados usando o teste não-paramétrico de Kruskal-

Wallis, seguido do teste de Wilcoxon. 

Para as classes de tamanho das sementes, o teste não-paramétrico de qui-quadrado foi 

aplicado, avaliando a proporção do número total de sementes, com relação as malhas de 

diferentes tamanhos. 

Em todos os casos utilizou-se um α de 5%. As análises estatísticas foram realizadas a 

partir do software RStudio® versão 3.6.1. 
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3 RESULTADOS 

 

Taxa de metamorfose e crescimento 

A taxa de metamorfose larval não diferiu entre os tratamentos, com taxas médias de 

88 ± 8,6%, 99,8 ± 0,5% e 97,4 ± 3,1% de larvas metamorfoseadas em C8, C12 e C16, 

respectivamente. Em relação ao crescimento, após 7 dias, a altura e comprimento da concha 

apresentaram diferenças significativas entre os tratamentos (p<0,05), e as maiores medias de 

altura e comprimento foram obtidas nos tratamentos de maiores concentrações de microalgas 

(Figura 5). 

 

Figura 5. Altura (µm) e comprimento (µm) da concha de pré-sementes de C. gigas, submetidas a dietas com 

diferentes concentrações de microalgas na fase de assentamento e metamorfose. 

 
(1) Para cada parâmetro, letras diferentes indicam diferenças estatísticas através do teste de Tukey (p<0,05). 

Dietas testadas: C16) 16 x 104 células mL-1; C12) 12 x 104 células mL-1 C8) 8 x 104 células mL-1. Todas as dietas 

foram compostas por 30% de Isochrysis galbana e 70% de Chaetoceros muelleri. 

 

Na fase de cultivo de pré-sementes iniciais (early spat) com altura de concha média 

inicial de 0,657 ± 0,05 mm (pré-sementes retidas na peneira de malha diagonal de 510 µm), 

após 7 dias de experimento, a altura e comprimento dos animais nos tratamentos C32 e C24 

não diferiram entre si, sendo ambos significativamente (p<0,05) maiores que os animais dos 

tratamentos C8, C16 e SA. A altura e o comprimento dos animais nos tratamentos C16, C8 e 

SA foram diferentes (p<0,05) entre si (Figura 6). Após 14 dias, não foi observada diferença 

significativa na altura e comprimento dos animais nos diferentes tratamentos (C32, C24, C18 e 

C12), sendo estes parâmetros significativamente (p<0,05) maiores que os animais do tratamento 

controle sem alimentação (SA) (Figura 6). 
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Figura 6. Altura (mm) e comprimento (mm) da concha de sementes de C. gigas, após 7 (A) e 14 (B) dias de 

cultivo, submetidas a dietas com diferentes concentrações de microalgas na fase de cultivo de pré-sementes 

iniciais (early spat). 

 
 (1) Para a altura após 7 dias, letras diferentes indicam diferenças estatísticas através do teste de Tukey 

(p<0,05). Para o comprimento e altura após 7 e 14 dias, letras diferentes representam diferenças estatísticas 

pelo teste de Wilcoxon (p<0,05). 

Dietas avaliadas no estudo: C32) 32 x 104 células mL-1; C24) 24 x 104 células mL-1; C16) 16 x 104 células 

mL-1; C8) 8 x 104 células mL-1; SA) Sem alimentação. As dietas foram compostas por 30% de Isochrysis 

galbana e 70% de Chaetoceros muelleri. 

 

Na fase de cultivo de pré-sementes desenvolvidas (late spat) com altura de concha 

média inicial de 0,830 ± 0,12 mm (pré-sementes retidas na peneira de malha diagonal de 700 

µm), o crescimento após 7 dias cultivo, apresentou diferenças significativas (p<0,05) somente 

em relação à altura dos indivíduos (Figura 7). Após 14 dias de cultivo, constatou-se diferenças 

significativas (p<0,05) entre os tratamentos para altura e comprimento. A média de altura e 

comprimento dos animais submetidos a dietas nos tratamentos C32 e C24 não diferiram entre 

si, sendo as maiores médias observadas, diferenciando (p<0,05) da altura e comprimentos dos 

animais nos tratamentos C8 e C16, que mostraram diferenças estatísticas (p<0,05) entre si 

apenas em relação ao comprimento (Figura 7). Nestes dois períodos de análises (após 7 e 14 

dias), não houve presença de indivíduos retidos nas peneiras de 1560 e 2000 µm no tratamento 

em que os animais não receberam alimentação (SA). 
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Após 21 dias de cultivo, a altura e comprimento de conchas dos animais submetidos 

aos tratamentos C32 e C24, diferenciaram (p<0,05) daqueles observados nos animais 

alimentados nos tratamentos C8, C16 e sem alimentação (SA). Comparados entre si, constatou-

se também diferenças estatísticas (p<0,05) para as médias de altura e comprimento dos animais 

entre os tratamentos C8, C16 e sem alimentação (SA). Os animais alimentados com os 

tratamentos C32 e 24, foram os que apresentaram as maiores médias em altura e comprimento 

(Figura 7). 

 

Figura 7. Altura (mm) e comprimento (mm) de concha de sementes de C. gigas após 7 (A), 14 (B) e 21 (C) dias 

de cultivo submetidas a dietas com diferentes concentrações de microalgas na fase de cultivo de pré-sementes 

desenvolvidas (late spat). 

 
(1) Nos gráficos para a altura (A) após 7 dias e altura (B) após 14 dias, letras diferentes indicam diferenças 

estatísticas através do teste de Tukey (p<0,05). Nos gráficos de altura (C) e comprimento (B e C) após 14 e 21 

dias, letras diferentes representam diferenças estatísticas pelo teste de Wilcoxon (p<0,05). 

Dietas avaliadas no estudo: a) 32 x 104 células mL-1; b) 24 x 104 células mL-1; c) 16 x 104 células mL-1; d) 8 x 

104 células mL-1; e) Sem alimentação. As dietas foram compostas por 30% de Isochrysis galbana e 70% de 

Chaetoceros muelleri. 
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Rendimento e classes de tamanho 

Na fase de assentamento e metamorfose, houve diferenças estatísticas (p<0,05) entre 

o rendimento dos animais alimentados com os tratamentos C12 e C8. Os tratamentos C16 e 

C12, apresentaram os maiores rendimentos, respectivamente, 97,7 ± 7,06 e 98,6 ± 1,55%, 

seguido de C8 que apresentou o menor o rendimento de 84,3 ± 8,67% (Figura 8). 

 

Figura 8. Rendimento de pré-sementes de C. gigas após 7 dias de cultivo 

submetidas a dietas com diferentes concentrações de microalgas na fase de 

assentamento e metamorfose larval. 

 
(1) Para o rendimento de pré-sementes retidas na peneira de 510 µm após 7dias, letras diferentes 

representam diferenças estatísticas pelo teste de Wilcoxon (p<0,05). 

Dietas testadas: C16) 16 x 104 células mL-1; C12) 12 x 104 células mL-1 C8) 8 x 104 células mL-1. 

As dietas foram compostras por 30% de Isochrysis galbana e 70% de Chaetoceros muelleri.  

 

O rendimento de pré-sementes na fase de cultivo de pré-sementes iniciais (early spat) 

com altura de concha média inicial de 0,657 ± 0,05 mm, após 7 (72 ± 3,37%, 69 ± 3,6%, 68 ± 

3,6% e 66 ± 3,5%, respectivamente para C32, C24, C16 e C8) e 14 dias de cultivo (73 ± 3,6%, 

70 ± 3,9%, 71 ± 7,3% e 72 ± 3,6%, respectivamente para C32, C24, C16 e C8), não diferiu 

entre os tratamentos com microalgas, sendo diferentes significativamente (p<0,05) apenas 

quando comparados com o rendimento (23 ± 3,6% e 28 ± 5,1%, respectivamente aos 7 e 14 

dias de cultivo) de pré-sementes do tratamento controle sem alimentação (Figura 9). 
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Figura 9. Rendimento de pré-sementes de C. gigas após 7 (A) e 14 (B) dias de cultivo submetidas a dietas com 

diferentes concentrações de microalgas na fase de cultivo de pré-sementes iniciais (early spat). 

 
(1)  Para o rendimento de sementes retidas na peneira de 970 µm após 7 e 14 dias, letras diferentes indicam 

diferenças estatísticas através do teste de Tukey (p<0,05). 

Dietas avaliadas no estudo: a) 32 x 104 células mL-1; b) 24 x 104 células mL-1; c) 16 x 104 células mL-1; d) 8 x 

104 células mL-1; e) Sem alimentação. As dietas foram compostas por 30% de Isochrysis galbana e 70% de 

Chaetoceros muelleri. 

 

Para o rendimento de sementes na fase de cultivo de pré-sementes desenvolvidas (late 

spat) com altura de concha média inicial de 0,830 ± 0,12 mm, com 7 dias de cultivo, não houve 

diferenças significativas entre os tratamentos C32 (18 ± 2,53%) e C24 (16 ± 5,69%), e 

apresentaram rendimentos signicativamente (p<0,05) maiores que os tratamentos C16 (8 ± 

2,65%) e C8 (3 ± 5,91%), que diferiram (p<0,05) entre si (Figura 10). 

Após 14 dias de cultivo, o maior rendimento foi observado em C32 (73 ± 2,5%) que 

apresentou diferenças (p<0,05) em relação aos outros tratamentos com dieta. Os tratamentos 

C24, C16 e C8 também diferenciaram (p<0,05) entre si e obtiveram rendimentos de 60 ± 5,7%, 

32 ± 2,6% e 13 ± 5,9%, respectivamente (Figra 10). 

Ao final do estudo (21 dias de cultivo), não houve diferenças estatistica para o 

rendimento de sementes entre os tratamento C32 (83 ± 2,4%) e C24 (79 ± 4,7%), sendo ambos 

diferentes (p<0,05) dos tratamentos C16 (65 ± 2,7%) e C8 (27 ± 8,6%), que apresentaram 

diferenças (p<0,05) entre si (Figura 10). Nesta fase de cultivo, os animais do tratamento que 

não receberam alimentação (SA) não apresentou quantidade de sementes retidas na peneira de 

2000 µm, logo não apresentou rendimento de sementes. 
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Figura 10. Rendimento de sementes de C. gigas após 7 (A), 14 (B) e 21 (C) dias de cultivo submetidas a dietas 

com diferentes concentrações de microalgas na fase de cultivo de pré-sementes desenvolvidas (late spat). 

 

 

(1) Para o rendimento de sementes retidas na peneira de 2000 µm após 7, 14 e 21 dias, letras diferentes indicam 

diferenças estatísticas através do teste de Tukey (p<0,05). 

Dietas avaliadas no estudo: a) 32 x 104 células mL-1; b) 24 x 104 células mL-1; c) 16 x 104 células mL-

1; d) 8 x 104 células mL-1; e) Sem alimentação. As dietas foram compostas por 30% de Isochrysis galbana e 70% 

de Chaetoceros mueller. 

 

Para as classes de tamanho baseado nos peneiramentos na fase de cultivo de pré-

sementes iniciais (early spat) com altura de concha média inicial de 0,657 ± 0,05 mm, após 7 e 

14 dias de cultivo, observou-se diferenças entre os tratamentos (C32, C24, C16, C8) (p<0,05) 

(Figura 11). Também constatou-se diferenças significativas (p<0,05) para as classes de 

tamanho, entre os tratamentos (C32, C24, C16, C8) na fase de cultivo de pré-sementes 

desenvolvidas (late spat) com altura de concha média inicial de 0,830 ± 0,12 mm, após 14 e 21 

dias de cultivo (Figura 12). 
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Sobrevivência 

Na fase de assentamento e metamorfose larval, não houve diferença significativa na 

sobrevivência em relação ao fornecimento de dietas com diferentes concentrações, no qual 

foram obtidas taxas de sobrevivência de 92 ± 4,43%, 94 ± 1,11% e 95 ± 1,6%, respectivamente, 

em C8, C12 e C16. 

Após 14 dias de cultivo, na fase de cultivo de pré-sementes iniciais (early spat) com 

altura de concha média inicial de 0,657 ± 0,05 mm, a sobrevivência dos animais alimentados 

em C32 (73 ± 3,56%), C24 (70 ± 3,91%), C16 (71 ± 7,19%) e C8 (72 ± 3,35%) não diferiu 

entre si, as quais foram significativamente (p<0,05) maiores que a sobrevivência dos animais 

do tratamento controle SA (28 ± 5,24%) (Figura 13). 

Na fase de cultivo de pré-sementes desenvolvidas (late spat) com altura de concha 

média inicial de 0,830 ± 0,12 mm, após 21 dias de cultivo, não houve diferenças significativas 

na sobrevivência de sementes entre os tratamentos com alimentação (C32, C24, C16, C8). As 

diferenças (p<0,05) observadas, foram apenas entre os animais do tratamento C32 (86 ± 2,79%) 

e C8 (84 ± 2,17%) em comparação com as sementes do tratamento SA (76 ± 4,51%). As 

sementes dos tratamentos C16 e C24 apresentaram sobrevivência de 81 ± 4,04% e 83 ± 4,69%, 

respectivamente e não diferiram do tratamento SA (Figura 13). 

 

Figura 13. Sobrevivência de pré-sementes de Crassostrea gigas na fase de cultivo de pré-sementes (early spat) 

com altura de concha média inicial de 0,657 ± 0,05 mm (A) e na fase de cultivo de pré-sementes (late spat) com 

altura de concha média inicial de 0,830 ± 0,12 mm (B) submetidas a dietas com diferentes concentrações de 

microalgas e sem alimentação. 

 
(1) Para cada taxa de sobrevivência, letras diferentes indicam diferenças estatísticas através do teste de Tukey 

(p<0,05). 

Dietas testadas: C32) 32 x 104 células mL-1; C24) 24 x 104 células mL-1; C16) 16 x 104 células mL-1; 

C12) 12 x 104 células mL-1; C8) 8 x 104 células mL-1; SA) Sem alimentação. As dietas foram compostas por 30% 

de Isochrysis galbana e 70% de Chaetoceros mueller 
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As variáveis de temperatura, pH e salinidade da água nas três fases de cultivo, 

apresentaram-se em condições ótimas para produção de larvas e sementes de ostras C. gigas 

(Tabela 2). 

 

              Tabela 2. Média (±DP) da temperatura (ºC), pH e salinidade da água durante o cultivo. 

 

 

 

4 DISCUSSÃO 

 

Taxa de metamorfose e crescimento 

Todas as dietas (concentrações 8, 12 e 16 x 104 células mL-1, tratamentos C8, C12 e 

C16 respectivamente) ofertadas a larvas de C. gigas na fase de assentamento e metamorfose 

resultaram em elevadas taxas de metamorfose, diferente de dietas nas concentrações de 12, 20 

e 40 células mL-1, que quando ofertadas a larvas desta espécie afetaram a metamorfose larval 

desses indivíduos (RICO-VILLA; POUVREAU; ROBERT, 2009). Neste contexto, há relatos 

na literatura de que a taxa de metamorfose larval de moluscos bivalves é dependente da 

concentração de microalgas ofertada na alimentação, como demonstrado nos resultados para 

Ostrea edulis (Linnaeus, 1758) alimentadas com microalgas, em concentrações variando de 7,0 

x 10-11 a 3,5 x 10-9 células mL-1 (ROBERT; VIGNIER; PETTON, 2017). Os resultados do 

presente estudo juntamente com os supracitados, reforçam que as concentrações de microalgas 

Fase de Assentamento 

Tratamento Temperatura (°C)  pH Salinidade 

C8 23,7 ± 0,35 8,1 ± 0,04 35,3 ± 0,70 

C12 23,7 ± 0,35 8,0 ± 0,05 35,6 ± 1,02 

C16 23,8 ± 0,40 8,0 ± 0,04 35,5 ± 0,60 

Fase de cultivo de sementes com altura de concha média inicial de 0,657 ± 0,05 mm 

Tratamento Temperatura (° C)  pH  Salinidade 

C8 21,8 ± 0,51 8,1 ± 0,05 35,6 ± 0,85 

C16 21,7 ± 0,41 8,1 ± 0,05 35,7 ± 0,73 

C24 21,7 ± 0,43 8,1 ± 0,04 35,8 ± 0,75 

C32 21,7 ± 0,37 8,1 ± 0,05 35,8 ± 0,75 

SA 21,7 ± 0,37 8,1 ± 0,03 35,8 ± 0,74 

Fase de cultivo de sementes com altura de concha média inicial de 0,820 ± 0,12 mm 

Tratamento Temperatura (° C)  pH  Salinidade 

C8 17,8 ± 1,60 8,0 ± 0,20 35,0 ± 0,54 

C16 17,7 ± 1,61 8,0 ± 0,08 35,1 ± 0,56 

C24 17,7 ± 1,63 8,0 ± 0,09 35,1 ± 0,57 

C32 17,8 ± 1,61 8,0 ± 0,10 35,0 ± 0,63 

SA 17,8 ± 1,63 8,0 ± 0,06 35,0 ± 0,58 
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que compõe as dietas de moluscos bivalves são determinantes para o sucesso do assentamento 

e metamorfose larval. Outros estudos (PETTERSEN et al., 2010; RICO-VILLA et al., 2006; 

RICO-VILLA; POUVREAU; ROBERT, 2009; ROBERT; VIGNIER; PETTON, 2017; 

RODRÍGUEZ-PESANTES et al., 2022) também descreveram que a combinação de microalgas 

e a concentração celular em que elas são oferecidas na dieta de moluscos bivalves, são fatores 

que influenciam diretamente na fase de assentamento, metamorfose larval e sobrevivência 

desses animais. 

No presente estudo, observou-se que o crescimento, em altura e comprimento da 

concha, das larvas aumentou gradualmente com o aumento da concentração de microalgas nas 

dietas ofertadas. Esses resultados corroboram com os obtidos por Tabelskaya e Kalinina (2021), 

em que larvas de C. gigas submetidas a concentrações mais altas de microalgas apresentaram 

os maiores crescimento. Resultados similares foram observados por Rico-Villa et al. (2006), os 

quais relataram que as maiores concentrações de microalgas avaliadas levaram o maior 

crescimento larval de C. gigas. Entretanto, o crescimento, em comprimento da concha, das 

larvas no presente estudo foi superior aos reportados por Rico-Villa et al. (2006) em seu estudo. 

A literatura traz relatos que diferentes concentrações alimentares de microalgas estão 

diretamente correlacionadas com o crescimento dos moluscos bivalves (LINARD et al., 2011; 

VELASCO; BARROS, 2008) resultado também observado no presente estudo. As dietas com 

microalgas nas concentrações de 8 e 16 x 104 células mL-1, apesar de levarem ao menor 

crescimento em altura e comprimento de larvas, pré-sementes e sementes de C. gigas quando 

comparadas as dietas com microalgas nas concentrações de 24 e 36 x 104 células mL-1, 

promoveram o crescimento contínuo desses indivíduos, crescimento não observado no 

tratamento privado de alimento (tratamento controle sem alimento). Os animais submetidos a 

este tratamento não apresentaram um crescimento em altura e comprimento considerável na 

fase de cultivo inicial de pré-sementes iniciais (early spat), bem como na fase de cultivo de pré-

sementes desenvolvidas (late spat). Esses resultados corroboram com resultados relatados por 

Moran e Manahan (2004), em que durante 21 dias sem alimento os animais não apresentaram 

um crescimento substancial. Os autores relatam, ainda, que larvas de C. gigas após passarem 

um longo período sem alimento (17 dias), ao receber alimentação são capazes de regular 

positivamente seu crescimento e metabolismos normalmente. 

Assim como o observado no crescimento de C. gigas, as concentrações de microalgas 

das dietas mostraram influenciar no crescimento de outras espécies, como observados em 

estudos com ostras perlíferas Pinctada margaritifera (Linnaeus, 1758) (LINARD et al., 2011; 

YUKIHIRA; KLUMPP; LUCAS, 1998), Pinctada máxima (Jameson, 1901) (YUKIHIRA; 
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KLUMPP; LUCAS, 1998) e mexilhões Mytilus galloprovincialis (Lamark, 1819) 

(PETTERSEN et al., 2010). 

 

Rendimento 

Conhecer a concentração alimentar necessária que supre as necessidades da espécie a 

ser cultivada em condições laboratoriais (DOROUDI; SOUTHGATE, 2000), bem como 

identificar a dieta adequada em cada fase de desenvolvimento do animal (FERNÁNDEZ-

PARDO et al., 2016) é extremamente importante, pois essa concentração fornecida a cada 

espécie é específica. Por exemplo, para Pinctada margaritifera, uma concentração de alimento 

entre 10 e 20 x 103 células mL-1 mostrou-se ser ideal para o desenvolvimento da espécie 

(YUKIHIRA; KLUMPP; LUCAS, 1998), para o molusco de areia amêijoa-macha, Venerupis 

corrugata (Gmelin, 1791), em termos de crescimento, dietas com microalgas nas concentrações 

de 0,025, 0,030 e 0,075 células mL-1 maximizam o desenvolvimento do animal (FERNÁNDEZ-

PARDO et al., 2016). No presente estudo, observou-se que as maiores concentrações ofertadas, 

proporcionaram os maiores rendimentos de larvas metamorfoseadas, de pré-sementes e 

sementes em menor tempo de cultivo, o que tornam essas concentrações ideais para cultivo de 

sementes de C. gigas em laboratório. 

Embora tenham apresentado rendimentos significativamente menores na fase de 

cultivo com pré-sementes desenvolvidas (late spat), as dietas com microalgas nas 

concentrações de 8 e 16 x 104 células mL-1 foram capazes de manter as necessidades dos 

animais e proporcionar rendimentos satisfatórios, entretanto, para que os animais alcancem 

maior tamanho de concha (altura e comprimento), será necessário maior tempo cultivo o que, 

consequentemente, aumenta o custo de produção. Esses resultados corroboram com os relatados 

na literatura (LINARD et al., 2011; WINTER, 1978; YUKIHIRA; KLUMPP; LUCAS, 1998), 

em que animais submetidos a dietas com menores concentrações de alimentos, apresentaram 

crescimento contínuo dos animais, contudo, mais lento. 

 

Sobrevivência 

Apesar de não apresentar diferença estatística na fase assentamento e metamorfose, 

observou-se que as dietas com as maiores concentrações de microalgas adotadas no presente 

estudo, possibilitaram altas taxas de sobrevivência de larvas de C. gigas. Tais resultados 

corroboram com resultados relatados na literatura para a mesma espécie (TABELSKAYA; 

KALININA, 2021) e para larvas do molusco bentônico Clinocardium nuttalli (Conrad, 1837) 

(LIU et al., 2010). Os resultados obtidos demostram que dietas com quantidade ou concentração 
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adequada de microalgas, as quais podem ser ingeridas e digeridas totalmente, contribuirá 

positivamente para a sobrevivência e crescimento de larvas de moluscos bivalves, corroborando 

com resultados descritos na literatura (YANG et al., 2021). Contudo, dietas em concentrações 

acima das necessidades dos animais podem levar a redução da sobrevivência larval, como 

relatado para larvas da ostra Pinctada margaritifera (DOROUDI; SOUTHGATE, 2000) e para 

larvas de Mulinia lateralis (Say, 1822) (YANG et al., 2021). 

No presente estudo observou-se que a qualidade, a quantidade, a combinação e a 

concentração de microalgas ofertadas nas dietas em todos os processos e etapas da produção de 

larvas e sementes de moluscos, estão diretamente relacionadas com a sobrevivência e 

crescimento dos animais, resultados também relatados para sobrevivência e crescimento de 

larvas das vieiras Argopecten nucleus (Born, 1778) e Nodipecten nodosus (Linnaeus, 1758) 

(VELASCO; BARROS, 2008), de juvenis de Panopea generosa (Gould, 1850) (LIU et al., 

2016) e crescimento de Crassostrea corteziensis (Hertlein, 1951) (RIVERO-RODRÍGUEZ; 

BEAUMONT; LORA-VILCHIS, 2007). 

Neste trabalho, as sementes que não foram alimentadas apresentaram sobrevivência 

distinta entre as fases estudadas. As sementes mais velhas (late spat) apresentaram 

sobrevivência superior em relação as mais novas (early spat), sugerindo que as reservas 

endógenas dos indivíduos, antes do jejum, bem com seu tamanho e idade irá influenciar na sua 

capacidade de sobreviver por um período maior sem alimento. Estudos (ELSTON, 1980; 

HICKMAN; GRUFFYDD, 1971; RODRIGUEZ et al., 1990; SASTRY, 1962) relatam que 

larvas de moluscos bivalves podem não se alimentar durante o período de metamorfose larval 

e sobreviver por dias usando de suas reservas energéticas. Moran e Manahan (2004) relataram 

que larvas de C. gigas podem sobreviver por mais de 30 dias sem alimentação; entretanto, His 

e Seaman (1992) relataram mortalidade larval total após 6 dias de inanição e Robert et al., 

(2017) relaram sobrevivência média de 58,13%, aos 6 dias de cultivo, e mortalidade total, aos 

13 dias de cultivo de larvas de Ostrea edulis. Para sementes de Perna perna (Linnaeus, 1758), 

Mesodesma mactroide (Reeve, 1854) e Venerupis philippinarum (Adams & Reeve, 1850), 

Vieira et al. (2021) relataram uma sobrevivência média de 91%, 98% e 84%, respectivamente, 

quando os indivíduos não foram alimentados por um período entre 21 e 35 dias. Nota-se pelos 

estudos supracitados que a sobrevivência larval ou de juvenis, na ausência de alimentação, varia 

a depender da espécie estudada e das condições de cultivo. Contudo, é sabido que na falta de 

alimento os animais irão diminuir o metabolismo, alimentando-se de suas reservas energéticas 

endógenas até o reestabelecimento da alimentação ou a mortalidade (YAN et al., 2009). 
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Os resultados obtidos mostram que uma dieta com microalgas nas concentrações de 

12 e 16 x 104 células mL-1 são ideais na fase de assentamento e metamorfose de larvas, pois 

além de proporcionarem altas taxas de metamorfose e sobrevivência, potencializam o 

crescimento de larvas e leva a altos rendimentos. Entretanto, na fase de cultivo de pré-sementes 

as dietas com microalgas nas concentrações de 24 e 32 x 104 células mL-1 mostraram-se 

superior, pois além proporcionarem altas taxas de sobrevivência, reduz o tempo de crescimento 

dos animais o que, consequentemente, diminui o custo de produção dos laboratórios. 

 

5 CONCLUSÃO 

As dietas com microalgas ofertadas nas concentrações de 12 e 16 x 104 células mL-1, 

possibilitam altas taxas de metamorfose larval, bem como no rendimento de sementes de C. 

gigas, considerando a necessidade de menos alimento recomenda-se, portanto, o uso de uma 

concentração de 12 x 104 células mL-1, nesta fase de cultivo. 

Na fase de cultivo de pré-sementes, a dieta na concentração de 24 x 104 células mL-1 é 

recomendada, visto que tal concentração otimizou o tempo de cultivo, levando a rápido 

crescimento e altos rendimentos, resultados também alcançados na concentração superior 

testada (32 x 104 células mL-1). 

Pôde-se observar que as concentrações testadas, em todas as fases de cultivo, não 

afetaram a taxa de sobrevivência da ostra C. gigas, assim considerando apenas a sobrevivência, 

não há necessidade de fornecimento de uma dieta com concentração de microalgas superior a 

8 x 104 células mL-1. 
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